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PROJETO DE CURSO 
 
TÍTULO: Síntese de ésteres em reações de fluxo contínuo a partir do 
rejeito de ácidos graxos da produção de óleo de palma catalisado por 
lipase imobilizada  
ALUNO: Marcus Vinicius de Mattos Silva 
ORIENTADORES:  Rodrigo Octavio Mendonça Alves de Souza– Instituto de 
Química 
Melissa Limoeiro Estrada Gutarra – Escola de Química 
RESUMO – Devido a diversidade de reações que as lipases são capazes de 
catalisar e às suas características, estas enzimas estão entre as mais utilizadas 
como biocatalisadores industriais. Para uma melhor aplicação industrial, a 
imobilização das enzimas é comumente realizada, pois facilita a separação e 
reutilização das mesmas. Neste contexto, esse trabalho teve como objetivo a 
produção de ésteres a partir do rejeito de ácidos graxos da extração do óleo de 
palma empregando a lipase B de Candida antarctica imobilizada em reação de 
fluxo contínuo.Essa enzima foi expressa em Pichia pastoris e imobilizada em 
octadecil-sepabeads®. Para otimização das condições reacionais foi utilizado 
um planejamento fatorial 24 e posteriormente um fatorial 32. Verificando assim 
uma conversão superior a 99% com a temperatura de 60°C, vazão de 
0,1mL/min, razão soquetal/ácido graxos 1:1 e concentração inicial de substrato 
de 100 mM e de uma produtividade superior a 52 mg éster/min/g de suporte, 
com temperatura de 60°C, vazão de 1,0 mL/min, razão álcool/ácido 1:1 e 
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As lipases (E.C. 3.1.1.3) são definidas como carboxilesterases que possuem como 
função catalítica natural a hidrólise de triacilgliceróis constituídos de ácidos graxos de 
cadeias superiores a 10 átomos de carbono, gerando ácidos graxos livres, mono e 
diacilgliceróis e glicerol (JAEGER, DIJKSTRA & REETZ, 1999). 
 Em ambientes com pouca disponibilidade de água, a maioria das lipases pode exercer 
sua atividade reversa, realizando também reações de esterificação e transesterificação. É 
possível que elas também possam realizar a catalise de reações como acidólise, aminólise, 
alcoólise e interesterificação (Figura 1). Devido a essa diversidade de reações que são 
capazes de catalisar e às suas características de régio e enântiosseletividade, as lipases 
vêm sendo amplamente utilizada em diversos campos, tais como a indústria de 
detergentes, alimentícia, farmacêutica, de química fina, de couros, de polpa e papel e no 
tratamento de resíduos industriais, entre outros (SHARMA,CHISTI,& BANERJEE., 
2001). 
 





As lipases utilizadas para cada aplicação são selecionadas de acordo com suas 
propriedades catalíticas, como especificidade por substrato, enântiosseletividade, pH e 
temperatura de atuação, assim como estabilidade em solventes orgânicos e a temperaturas 
elevadas. Embora haja muitas lipases descritas na literatura, a busca por novas lipases com 
elevada estabilidade e especificidade por diferentes substratos ainda é um importante 
campo de pesquisa (GUTARRA, 2007). 
Apesar de terem sequências de aminoácido diferentes, as lipases apresentam uma 
estrutura terciária comum, o dobramento de α/β hidrolase (Figura 2). Esta estrutura 
apresenta um núcleo central formado por uma folha β central, consistindo de oito 
diferentes fitas β (β1-β8), conectadas com seis α hélices (A-F) (SCHARG& CYGLER, 
1997). As lipases normalmente apresentam massa molar entre 19 e 60 kDa. 
Semelhante as serina-proteases uma tríade catalítica formada pelos aminoácidos 
serina, histidina e aspartato (ou glutamato) compõem o sítio catalítico das lipases (Figura 
2). Este fato leva a acreditar que o mecanismo catalítico das lipases é semelhantes ao das 
serina-proteases (JAEGER et al., 1994; JAEGER & REETZ, 1998). 
 
 
Figura 1.2 – Estrutura / das hidrolases. -Hélices são mostradas como os cilindros e 
estruturas  como as setas escuras. Os círculos pretos representam os resíduos de 




A estrutura das lipases são bem características, uma vez que a maioria delas 
possuem uma espécie de ―tampa‖ que recobre o seu sítio catalítico. Esta ―tampa‖ é uma 
estrutura anfipática móvel, chamada região de tampa hidrofóbica ou lid, que está 
relacionada com a seletividade das lipases (CHERUKUVADA et al., 2005). O 
mecanismo de abertura da ―tampa‖ para exposição do sítio catalítico da enzima ainda 
não foi bem elucidado, porém é reconhecido na literatura que a aproximação do 
substrato promoveria a abertura da ―tampa‖ alterando assim a conformação da enzima 
para a forma aberta, com o centro ativo agora acessível ao substrato e, ao mesmo 
tempo, expondo uma larga superfície hidrofóbica que facilita a ligação da lipase à 
interface. Esse efeito é conhecido como ativação interfacial, e por haver uma mudança 
na estrutura da enzima pode causar alterações no comportamento da mesma, alterando 
sua especificidade e estabilidade. (JAEGER & REETZ, 1998; GUTARRA, 2007 e 
SECUNDO et al., 2007). O elevado potencial de aplicação das lipases é justificado pela 
sua capacidade de utilização de uma ampla gama de substratos, sua estabilidade frente 
à temperatura, pH e solventes orgânicos, e sua régio e enantiosseletividade 
(FERNANDES et al., 2004, ROVEDA et al. 2010). Essas vantagens têm 
proporcionado um aumento considerável em tecnologias para a produção e 
comercialização de lipases, resultando no desenvolvimento de alternativas consistentes 
para utilização industrial (CASTRO et al., 2004, ROVEDA et al. 2010). 
Cada vez mais as lipases vêm sendo uma alternativa na transformação seletiva de 
moléculas complexas. Elas possuem muitas características interessantes para seu uso 
como catalisadores, tais como maior especificidade em relação a catalisadores 
químicos, diminuição do número de etapas de reação, menor consumo de energia e 
diminuição de problemas de separação de subprodutos (Pandey et al., 1999). 
Industrialmente elas são amplamente utilizadas para produção de detergentes, onde sua 
aplicação está basicamente relacionada a reações de hidrólise, mas também na indústria 
alimentícia, farmacêutica, de química fina, de cosméticos, de óleos e gorduras, de 
couros, de polpa e papel, no tratamento de efluentes industriais, e na produção de 
biodiesel, com exploração também das reações de síntese e transesterificação e das 
características de enâncio- e régio-seletividade destas enzimas (Sharma et al., 2001). A 





Tabela 1.1: Exemplos de aplicações industriais de lipases (PARQUES & MACEDO, 
2006) 
Área Industrial Aplicação Produto 
Alimentação Hidrólise de gordura de leite Aromas para produtos matinais 
  Síntese de ésteres Aromas para alimentos e bebidas 
Química Hidrólise de óleos e gorduras Ácidos graxos, diglicerídios, 
monoglicerídios 
  Remoção de gorduras/manchas Detergentes para lavanderia ou uso 
doméstico 
  Síntese de ésteres Éster, emulsificantes 
Alimentação/química 
/farmacêutica 
Transesterificação de óleos 
naturais 
Óleos e gordura (análogo de manteiga de 
cacau) 
Cosméticos Síntese de ésteres Fragrância para perfumes 
Médica Ensaio de triglicerídeos no sangue Kits de diagnóstico 
1.2. Expressão da lipase B de Candida antarctica (Cal-B) em  Pichia pastoris 
A levedura Candida antarctica produz duas diferentes lipases, lipases A e B, sendo a 
lipase B (CAL-B) uma hidrolase amplamente utilizada no campo da biocatálise e 
biossíntese (de MARÍA et al. 2005,GOTOR-FERNÁNDEZ et al. 2006). A CAL-B é 
constituída por 317 aminoácidos e tem uma massa molecular de 33 kDa (Figura 1). Esta 
lipase foi primeiramente obtida a partir da levedura Candida antarctica, porém 
industrialmente é produzida em sistema heterólogo.  A estrutura de raios-X de CAL-B foi 
elucidada em 1994 (UPPEBERGET et al. 1994), Sendo a tríade catalítica Asp187-Ser105-





Figura 1.3: Lipase B de C. Antarctica (GOTOR-FERNÁNDEZ et al. 2006) 
 
A levedura Pichia pastoris vem despontando como um dos hospedeiros mais 
utilizados em biologia molecular, sendo utilizada em aproximadamente 17% das 
expressões heterólogas (SORENSEN, 2010). Essa levedura tem como característica, 
secretar proteínas com relativa facilidade, realizar modificações pós-traducionais e 
expressar proteínas de forma bem regulada (CERENGHINO e CREGG, 2000). A 
glicosilação pós-traducional tem se mostrado uma vantagem na expressão da lipase de C. 
antarctica, pois aumenta a enantiosseletividade, atividade de transesterificação e 
termoestabilidade quando imobilizada em octil-agarosese comparada com a Cal B não 
glicosilada (GUTARRA et al. 2011 (a), GUTARRA et al. 2011(b)). Devido à evolução de 
novas ferramentas de biologia molecular, é possível a obtenção de novos biocatalisadores 
projetados para ter um ótimo desempenho em uma transformação alvo específica levando 




1.3. Vantagens da imobilização 
Durante séculos a humanidade utilizou processos biocatalíticos na produção de 
vinho, cerveja e pão. Apesar do conhecimento tecnológico disponível há milhares de 
anos, somente nos últimos 200 anos os cientistas desenvolveram os conceitos e 
ferramentas que permitem que os químicos e bioquímicos possam usar o poder natural 
de biocatalisadores em laboratório (HALLING e KVITTINGER 1999). A tecnologia 
enzimática vem se mostrado cada vez mais promissora dentro das novas tecnologias de 
síntese para compostos de alto valor agregado. O interesse industrial por tecnologias 
enzimáticas vem aumentando, especialmente nas áreas de engenharia de proteínas e 
enzimologia em meios não convencionais, as quais ampliaram consideravelmente o 
potencial de aplicação das enzimas como biocatalisadores em processos industriais. 
A imobilização é uma opção, onde as enzimas suportadas podem fornecer um 
sistema facilmente separável e reutilizável (em conjunto com a recuperação de 
produtos melhorados), que é frequentemente também mais resistente a desativação, em 
comparação com a enzima livre (TRAN e BALKUS, 2011 e YANG et al., 2009).  A 
imobilização tem várias implicações na geração de biocatalisadores mais estáveis, 
compatíveis com as tecnologias de processamento contínuo. Várias formas foram 
relatadas para imobilizar enzimas em diversos suportes. Estas vão desde os métodos 
físicos mais extensos e amplamente utilizados (adsorção, aprisionamento e/ou 
imobilização eletrostática) para protocolos químicos (a imobilização covalente) 
(ITABAIANA-Jr et al.,2013(a)). A adsorção interfacial das lipases sobre suportes 
hidrofóbicos tem sido um método simples para imobilizar as lipases, de forma que a 
mesma permaneça ativa em diferentes meios. A estratégia de imobilização é tirar 
vantagem do mecanismo complexo das lipases (abertura e fechamento da tampa) como 
uma ferramenta que permite a imobilização das mesmas através de uma estratégia de 
afinidade com o suporte (BASTIDA  et al. 1998). Usando um suporte hidrofóbico que 
de alguma maneira se assemelha à superfície das gotas dos óleos (substrato natural das 
lipases), e uma baixa força iônica, promove a adsorção seletiva das lipases. A adsorção 
envolve as áreas hidrofóbicas próximas do centro ativo e a face interna da tampa 
(outras proteínas solúveis em água não são adsorvidas sobre o suporte sob estas 
condições moderadas) (BASTIDA et al. 1998 e MILED et. al. 2001). Estas lipases 
adsorvidas ficam na forma aberta, com o centro ativo acessível para os substratos, de 
fato, a enzimas imobilizadas geralmente exibem uma atividade maior (pelo 
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"mecanismo de ativação interfacial"). Isto é, temos uma lipase imobilizada em que a 
forma aberta foi "fixada", e não depende da presença de interfaces hidrofóbicas 
externas (PALOMO et. al. 2002). 
1.4. Fluxo contínuo 
Fluxo contínuo, é o processo onde os substratos passam de forma contínua por uma 
matriz sólida (catalisador) onde ocorre a reação e após a mesma se obtém os produtos. 
A utilização do processo de fluxo contínuo tem cada vez maior importância na síntese 
orgânica como uma ferramenta importante para o desenvolvimento de metodologias. 
Durante os últimos anos, um aumento do número de obras na literatura sobre reações 
biocatalisadas em fluxo contínuo mostra que esta tecnologia pode melhorar as reações 
enzimáticas (RAO, 2009). Essas conquistas são diretamente relacionadas à grande 
quantidade de equipamentos lançados no mercado e também a necessidade de 
desenvolvimento de novas tecnologias de biocatálise para fins industriais. A utilização 
de fluxo contínuo em reações orgânicas biocatalisadas decorre essencialmente do 
sucesso em conseguir a imobilização do biocatalisador (células, enzimas ou conjunto). 
Quando se trabalha em condições de fluxo contínuo, a lixiviação da proteína é sempre 
uma preocupação e deve ser levada em consideração quando se escolhe o protocolo de 
imobilização e/ou método durante o processo de desenvolvimento (ROSEVEAR, 1984 
– BORNSCHEUER, 2003) 
Em muitos casos, os reatores de leito fixo são uma escolha para o processo de 
biocatálise em fluxo contínuo. Este tipo de reator é constituído por uma coluna 
empacotada com o catalisador heterogêneo desejado onde o meio de reação é 
bombeado através da coluna com uma vazão específica, que vai determinar o tempo de 
residência (tempo de reação), de acordo com o volume da coluna. A melhor escolha é a 
de converter os reagentes em produtos em apenas um ciclo, evitando trabalhar em 
condições de reciclagem, onde os reagentes passam através do leito empacotado por 
várias vezes até que a conversão total é obtida (ITABAIANA-Jr et al.,2013(b)). Nas 
indústrias é mais utilizado o sistema de fluxo contínuo do que reatores de batelada, isso 
ocorre, pois nesse processo, há vantagens como alta produtividade, maior controle do 
processo, melhoria da qualidade e elevada pureza (JUNIOR et al, 2011). 
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Porém esse processo também tem limitações, quando utilizamos susbtratos 
viscosos, que o produto seja insolúvel no meio de reação ou até mesmo quando há a 
formação de um produto volátil que possa aumentar muito a pressão do sistema. 
 
1.5. Reação de esterificação do soquetal com ácidos graxos 
A reação estudada, teve como substrato o (R,S)-1,2 isopropilideno glicerol 
(soquetal) e resíduo de ácidos graxos do refino de óleo de palma (mistura de ácidos 
contendo 44% palmítico, 42% oléico e 14% esteárico)(Figura 1.4).  
 
Figura 1.4: Reação do Soquetal com o resíduo de ácidos graxos do refino de óleo de 
palma 
 
O soquetal pode ser obtido através da reação de cetalisação da glicerina com 
acetona (Figura 1.5), sendo o produto de síntese apenas uma mistura dos enantiômeros 
do soquetal (MOTA et.al. 2010). A maior vantagem na utilização do soquetal é a 
proteção de duas das hidroxilas do glicerol na forma de um anel de dioxolana. Uma vez 
protegido, a esterificação passa a ocorrer em apenas um ponto, formando apenas, por 
exemplo, monoesterarina evitando a formação de di- e triestearinas que podem ser 




Figura 1.5: Reação de síntese do (R,S)-1,2 isopropilideno glicerol (Soquetal) 
 
Os surfactantes vêm sendo usados na indústria de alimentos durante muitos séculos. 
Eles ocorrem naturalmente, como a lecitina da gema do ovo e de várias proteínas do 
leite e são utilizados para a preparação de muitos produtos alimentares, tais como a 
maionese, cremes para saladas, molhos, sobremesas, entre outros (KRALOVA & 
SJOBLOM 2004). Acilgliceróis parciais, como o mono- e diacilgliceróis (MAG e 
DAG) são surfactantes não iônicos bem conhecidos. Estes tipos de produtos são 
reconhecidos como seguro, e pode ser utilizado em muitos produtos alimentares, 
cosméticos e em fármacos, sem quaisquer limitações. Enormes esforços têm sido feitos 
por muitos grupos para o tratamento de gorduras com ácidos graxos para sintetizar o 
monoglicerol. Os mono e diacilgliceróis possuem características de grande interesse 
industrial, exatamente por serem biodegradáveis, biocompatíveis e não-tóxicos 
(KRALOVA & SJOBLOM 2004). Eles são compostos por uma parte hidrofóbica que é 
constituída por ácidos graxos (isto é, ácido láurico, ácido mirístico, palmítico, esteárico 
e oleico), ao passo que a parte hidrófila pode ser formada pelo glicerol. 
Nosso trabalho teve como proposta a síntese de um intermediário na síntese do 
monoacilglicerol. A hidrólise foi feita com ácido acético/água 70% por 6 horas a 45°C, 
obtendo assim o monoacilglicerol correspondente (Figura 1.6). 
 
 
Figura 1.6- Reação de hidrólise do éster formado com o soquetal 
A esterificação catalisada por lipase vem sendo cada vez mais investigada como um 
potencial substituto para a glicerólise química tradicional, uma vez que lipases 
enquanto biocatalisadores exigem condições de reação mais brandas (60°C) enquanto a 
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glicerólise de triacilgliceróis usam temperaturas de 220-250ºC e catalisadores alcalinos 
como NaOH, KOH e Ca(OH)2. Sendo assim, as utilizações de enzimas minimizam os 
custos energéticos, permitem um melhor controle de reação e fornecer produtos de alta 
qualidade (CAMACHO et al. 2006 e dos SANTOS & REZENDE 2012). 
1.6. Aplicações 
Monoacilgliceróis são monoésteres formados por ácido graxo e glicerol. Estes 
compostos são amplamente utilizados como surfactantes não-iônicos e emulsificantes 
nas indústrias farmacêuticas, de alimentos e de cosméticos, representando cerca de 
70% de todos os emulsificantes sintéticos utilizados (dos SANTOS & REZENDE 
2012). Na indústria farmacêutica, os monoacilgliceróis são utilizados como emolientes 
para cremes ou emplastos, liberando lentamente o medicamento. Na indústria de 
alimentos são utilizados como emulsificantes em produtos de panificação, margarinas, 
derivados do leite, doces e molhos, chocolates, bolos (dos SANTOS & REZENDE 
2012 e JUNIOR et al. 2012 ). E na indústria de cosméticos, são usados na melhora da 
consistência de cremes e loções (dos SANTOS & REZENDE 2012) 
Entre os monoacilgliceróis, a monostearina se destaca devido a sua ampla aplicação 
geralmente como aditivo em doces, sorvetes, bolos e pão, tendo também funções de 
emulsificante, dispersante, antiespumante, melhorando a preservação, proteção e 
controle da aglutinação de lipídios em alimento. É também utilizado em chocolates, 
doces e sorvetes para evitar a cristalização do gelo e prevenir separações entre óleo e 
água (JUNIOR et al. 2012). Na indústria de cosmético é utilizado como emulsificante. 
A tabela 1.2 mostra os padrões aceitáveis pela união européia para a utilização de 
mono e diacilgliceróis em alimentos. 
 
Tabela 1: Regulamento (UE) N.o 231/2012 da comissão de 9/3/2012 
  Teor 
Mono e diacilglicerol > 70% 
Glicerol < 7% 
Diacilglicerol < 4% 
Teor de acidez < 6 




Neste trabalho, foi otimizado um processo de fluxo contínuo com um reator 
biocatalítico de leito fixo para a reação de esterificação entre o ácido (R,S)-1,2-
isopropilideno glicerol (soquetal) e a mistura de ácidos graxos proveniente do rejeito da 
produção de óleo de palma (ácidos palmítico, oléico e esteárico). 
3. Materiais e Métodos 
3.1. Cepa recombinante de Pichia pastoris 
O micro-organismo utilizado neste trabalho foi a levedura P. pastoris da linhagem 
selvagem X-33 transformadas anteriormente pela inserção de um vetor de expressão 
constitutiva pPGKΔ3_PRO_LIPB, construído a partir de um gene sintético de lipase B 
de Candida antarctica (Lip B) (de acordo com o relatório descritivo da patente 
PI0905122-8), para expressão de lipase B de C. antarctica recombinante (Lip B). 
As células de P. pastoris transformadas foram cultivadas em meio YPD 2% 
(extrato de levedura 1%, peptona 2% e glicose 2%, concentrações em p/v, pH 6) e 
armazenadas em glicerol 25% e mantidas a -80°C. 
3.2. Preparo do pré-inóculo 
As células mantidas congeladas foram estriadas em meio de cultivo sólido YPD 2% 
(extrato de levedura 1%, peptona 2%, glicose 2% e ágar 2%, concentrações em p/v, pH 
6) em placas e incubadas a 30°C por 48 horas até surgimento de colônias. No preparo 
do pré-inóculo, 1 colônia crescida em placa foi inoculada em frasco tipo Erlemeyer 
haletado (1000mL) contendo 200mL de meio mínimo (BSM -10% de glicerol). O 
cultivo foi realizado a 30°C por 30 horas sob agitação orbital de 250 rpm. 
Após o período de pré-incubação, medidas de absorbância foram efetuadas e os 




3.3. Produção em bioreatores de Lip B de Candida antarctica expressa em Pichia 
pastoris 
Para o escalonamento do processo de crescimento da levedura P. pastoris e 
produção de Lip B recombinante, os ensaios foram realizados em fermentador de 
bancada com volume total de 7,5L da marca New Brunswick Scientific com glicerol 
100 g/L como fonte de carbono. 
Inicialmente o fermentador foi mantido a 30 °C com velocidade de agitação igual a 
250 rpm. Já a oxigenação (feita com ar) foi controlada a fim de tentar manter a 
saturação de oxigênio dissolvido em 30%.  Esse controle foi feito através de uma 
cascata alterando a agitação de 250 a 500 rpm e a vazão de gás de 0 a 20 lpm. O pH foi 
controlado com NaOH. O pré-inoculo foi produzido como citado anteriormente e 
utilizado para inocular o fermentador na concentração desejada, normalmente entre 0,2 
g/L e 0,4 g/L. 
3.4. Imobilização 
A imobilização foi feita baseando-se na capacidade do suporte de interagir com as 
enzimas através de adsorção hidrofóbicas. Para isso foi feito uma solução de 20mg de 
proteína liofilizada por grama de suporte da lipase B de C. antarctica produzida por P. 
pastoris em tampão fosfato de sódio 20 mM e pH 7,0 e retirada uma alíquota inicial. 
Após a retirada da alíquota, misturou-se a solução com o suporte octadecil-Sepabeads® 
(EC-OD) e o conjunto foi posto para agitar em um agitador do tipo Roller. Após 2 horas 
de agitação, foi retirada uma segunda alíquota. Com 24 horas a imobilização foi 
paralisada, sendo feita a filtração da mistura. Do volume filtrado foi retirada uma última 
alíquota e o suporte foi lavado exaustivamente com água destilada. As alíquotas foram 
utilizadas para a verificação da atividade lipásica através do método espectrofotométrico 
e a quantificação de proteína através do método de Bradford. 
3.5. Reação 
A solução de reação foi composta pelo (R,S)-1,2 isopropilideno glicerol (soquetal) 
e resíduo de ácidos graxos do refino de óleo de palma (mistura de ácidos 44% 
palmítico, 42% oléico e 14% esteárico) em n-heptano. A reação foi feita num aparelho 
de fluxo contínuo com a enzima imobilizada na resina EC-OD. Sendo recolhidas 
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alíquotas na saída da coluna. Para os testes, foram feitas variações na vazão (0,1 – 1,0), 
na concentração da mistura de ácidos (50 – 200 mM), na razão álcool/ácido (1:1 – 2:1 – 
3:1) e na temperatura de reação (60°C - 70°C). Com essas vazões, foi possível verificar 
o tempo de retenção de 2,38 até 23,8 minutos. Para os cálculos de concentração da 
mistura de ácido, foi utilizada a massa molar do ácido palmítico, uma vez que o mesmo 
se encontra em maior quantidade no rejeito.  Inicialmente, foi pesado em uma coluna de 
vidro com dimensões (0,3421cm
2 
de base x 7cm de altura) aproximadamente 1 grama 
do suporte com as enzimas de interesse. Essa coluna foi alimentada de forma 




Figura 3.1: Equipamento para reação em fluxo contínuo (Asia – Syrris); (A) bomba 
peristáltica de vazão, (B) aquecedor de temperatura controlada e (C) coluna onde 





3.5.1. Planejamento experimental 
Para verificação das melhores condições de reação, foi feito um planejamento 
experimental do tipo 2
4
 com triplicata do ponto central, tal como mostra a tabela 3.1. 
Tabela 3.1: Valores reais e codificados das variáveis testadas 
 Temperatura(°C) Concentração(mM) Razão Vazão(mL/min) 
1 +(70) +(100) +(3:1) +(1,00) 
2 -(60) +(100) +(3:1) +(1,00) 
3 +(70) -(50) +(3:1) +(1,00) 
4 -(60) -(50) +(3:1) +(1,00) 
5 +(70) +(100) -(1:1) +(1,00) 
6 -(60) +(100) -(1:1) +(1,00) 
7 +(70) -(50) -(1:1) +(1,00) 
8 -(60) -(50) -(1:1) +(1,00) 
9 +(70) +(100) +(3:1) -(0,10) 
10 -(60) +(100) +(3:1) -(0,10) 
11 +(70) -(50) +(3:1) -(0,10) 
12 -(60) -(50) +(3:1) -(0,10) 
13 +(70) +(100) -(1:1) -(0,10) 
14 -(60) +(100) -(1:1) -(0,10) 
15 +(70) -(50) -(1:1) -(0,10) 
16 -(60) -(50) -(1:1) -(0,10) 
P.C 0(65) 0(75) 0(2:1) 0(0,55) 
P.C 0(65) 0(75) 0(2:1) 0(0,55) 
P.C 0(65) 0(75) 0(2:1) 0(0,55) 
Posteriormente foi feito um segundo planejamento do tipo 3
2
 com triplicata do 
ponto central, levando em conta somente as variáveis concentração e vazão, como 







Tabela 3.2: Valores reais e codificados das variáveis testadas 
 Concentração(mM) Vazão(mL/min) 
1 +(200) +(1,00) 
2 +(200) 0(0,55) 
3 +(200) -(0,10) 
4 0(150) +(1,00) 
5 0(150) 0(0,55) 
6 0(150) -(0,10) 
7 -(100) +(1,00) 
8 -(100) 0(0,55) 
9 -(100) -(0,10) 
P.C 0(150) 0(0,55) 
P.C 0(150) 0(0,55) 
3.6. Métodos de análise 
3.6.1. Atividade lipásica 
A atividade lipásica foi medida pelo método espectrofotométrico, que se baseia na 
formação do produto (p-nitrofenol), que é cromóforo, a partir da reação de hidrólise do 
p-nitrofenil butirato catalisada pela lipases. As amostras analisadas foram retiradas antes 
da imobilização, após 2 horas de imobilização e após 24 horas de imobilização. A 
solução de reação foi preparada utilizando-se 0,25 mL de p-nitrofenil butirato 2,5 mM 
em 2,2 mL de tampão fosfato de sódio 25 mM, pH 7,0. A reação foi iniciada com a 
adição de 50 µL das amostras. A formação do p-nitrofenol foi acompanhada em 
espectrofotômetro a 412 nm. Uma unidade de atividade lipásica (U) é definida como a 
quantidade de enzima necessária para hidrolisar 1,0 µmol de p-nitrofenil butirato por 
minuto nas condições de ensaio. A atividade lipásica foi expressa em U/mL. O cálculo 
















 AL = atividade (U/mL) 
 α = coeficiente angular da reta (Abs x tempo)  
 F = fator (Abs x concentração de produto) 
Vf = volume final (mL) 
 Va = volume de amostra (mL) 
 Fd = fator de diluição 
3.6.2. Método de quantificação de proteína por Bradford 
A concentração de proteína solúvel foi determinada utilizando o método de Bradford e 
a proteína utilizada como padrão foi a albumina de soro bovino (BRADFORD, 1976). A 
curva de calibração foi feita com padrões de 0,1; 0,2; 0,3; 0,4; 0,5 e 0,6. A esse modelo, 
foi ajustada uma reta, como mostra o figura 3.2. 
 
 





















3.6.3. Método de quantificação de ácidos graxos livres Lowry-Tinsley 
(modificado) 
A taxa de esterificação foi medida usando uma modificação do ensaio descrito na 
literatura por Lowry e Tinsley (1976). O consumo dos ácidos graxos foi monitorizado 
com a retirada de uma alíquota de 0,30 mL da solução de reação. Essa alíquota foi 
transferida para um eppendorf contendo 0,6 mL de n-heptano P.A (Vetec) e 1 mL de 
acetato cúprico-piridina 5% (p/v, pH 6,0). Essa nova solução foi vigorosamente agitada 
durante 30 segundos em vórtex. Posteriormente 0,30 mL fase orgânica superior foi 
transferida para uma cubeta contendo 2,7 mL de n-heptano e agitada. Essa medida é 
feita através do ácido que não reagiu, uma vez que os ácidos graxos livres se ligam ao 
cobre, formando um composto de coloração esverdeada (figura 3.2). A medida foi 
realizada por um espectrofotômetro a 715nm. Cada reação foi analisada em triplicata, e 
a conversão foi calculada pela diferença da absorção da solução antes e após a reação 
(figura 3.3) e calculada segundo a equação 2: 
 
 

















C(%) = conversão (em porcentagem) 
Aa = Absorbância da amostra antes da reação 
Ad = Absorbância da amostra depois da reação 
 
O cálculo final de conversão foi dado pela equação 3. 
Produtividade (mg éster/min/g de suporte) =




                (3) 
Onde: 
C= Conversão 
[c]= Concentração inicial de ácidos graxos  (mM) 
mMéster= Massa molar do éster formado (370,58g/mol) 
Vc= Volume da coluna 
Tr = Tempo de Reação 
Ms= Massa de suporte na coluna 
 
4. Resultado e Discussão 
Inicialmente foram feitos testes para verificar a conversão obtida com algumas 
enzimas imobilizadas. Sendo assim, foi feito em fluxo contínuo uma reação de 
esterificação de ácidos proveniente do rejeito da produção do óleo de palma com o 
soquetal, passando por uma coluna empacotada com a enzima Lip B em Octadecil 
Sepabeads (EC-OD). O mesmo procedimento foi realizado para a enzima Cal B 
(Novozymes) imobilizada em EC-OD e com a enzima comercial imobilizada 
comercialmente Novozymes® 435. Esses valores foram comparados como mostrado na 
tabela 4.1.  














Cal B/Octadecil 77,04% 20 100 77,04 3,85 
lip B/octadecil 61,21% 10 100 61,21 6,12 
Novozymes 435 90,66% 35 150 135,99 3,89 
Como podemos verificar na tabela 4.1, a Lip B demonstrou uma conversão de 
61,21%, sendo as lipases comerciais Cal B com 77,04% e a Novozymes 435 com 
90,66%. No entanto os biocatalisadores foram preparados com concentrações distintas 
de proteína, tendo a Lip B metade da quantidade de proteína por grama de suporte que a 
Cal B e três vezes menos que a Novozymes 435. Sendo assim, ao calcular a 
produtividade por miligrama de proteína verificamos que a Lip B se mostrou 
interessante para maiores estudos, sendo feita uma imobilização com maiores 
quantidade de proteína por grama de suporte. 
Com base nesses resultados, foi possível verificar que a enzima Lip B possuí um 
potencial biotecnológico extremamente interessante, realizando assim uma maior 
pesquisa de otimização da atividade da mesma. Para isso foi feito um planejamento 
experimental fatorial do tipo 2
4 
com repetição do ponto central, para investigar os 
fatores que mais influenciavam na produtividade e na conversão dessa enzima com a 
reação estudada, tendo como variáveis a temperatura (60° - 70°), concentração da 
mistura de ácidos (50 – 100 mM), razão Soquetal/ mistura de ácidos (1:1, 2:1, 3:1) e 






Tabela 4.2: Resultado da otimização do planejamento 2
4 
para conversão e 
produtividade da Lip B imobilizada em EC-OD 
 
Conversão (%) mg éster/min/g de suporte 
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1 88,33 33,11 
2 94,87 35,56 
3 92,97 17,42 
4 95,83 17,96 
5 86,20 32,31 
6 96,31 36,10 
7 >99 18,58 
8 >99 18,58 
9 95,13 3,57 
10 95,77 3,59 
11 88,02 1,65 
12 91,15 1,71 
13 91,39 3,43 
14 >99 3,74 
15 98,86 1,85 
16 >99 1,87 
P.C 98,29 13,81 
P.C 95,05 13,36 
P.C 96,76 13,60 
 
Com a realização do planejamento, verificaram-se os fatores que influenciavam 
significativamente na conversão através do gráfico de Pareto (figura 4.1). Onde as 
variáveis temperatura (1), concentração inicial da mistura de ácidos no rejeito (2), razão 
etanol/ácidos (3) e vazão (4) são mostrada quanto a importância e a contribuição para a 







































Como foi possível verificar pelo figura 4.2 os parâmetros temperatura, 
concentração inicial de ácido graxos e razão molar álcool/ácido graxos tiveram os 
valores descritivos do parâmetro (p) com importância elevada, sendo também 
considerados para a obtenção da equação  4 os fatores combinados entre eles. Foram 
incluídos na equação os parâmetros significativos e marginalmente significativos. A 
conversão obteve um coeficiente de determinação R
2
 = 0,8822 
Equação 4: Cálculo de conversão do planejamento fatorial 2
4
 
Conversão = 98,9 − 2,0T − 1,1C − 1,8R − 1,2TC + 1,8CR − 1,6CV + 0,7RV
+ 1,0TCR 





Com base nos dados obtidos pelo planejamento foi possível analisar todos os 
parâmetros e a relação que eles possuíam com o aumento da conversão. Na equação 4 
podemos verificar que a conversão diminui com o aumento da temperatura, da 
concentração e da razão, uma vez que os sinais são negativos, o que significa que nas 
condições +1 destas variáveis (70°C, 100mM e 3:1 Soquetal/ácido) menores valores de 
conversão serão obtidos. Agora quando foram utilizadas as variáveis no nível -1 (60°C, 
50 mM e 1:1 Soquetal/ácido) verificou-se que os mesmos parâmetros assumem agora 
valores positivos, mostrando assim, que as condições -1 aumentam a conversão. A partir 
dessas análises, foi possível chegar a superfície de resposta da conversão considerando 
apenas os parâmetros razão e temperatura (figura 4.2). Para isso, mantiveram-se os 
outros dois parâmetros no nível zero.  
 
Figura 4.2: Superfície de respostada da conversão do planejamento fatorial 2
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relacionando temperatura com razão.  
 Ao analisarmos a superfície, foi possível verificar que as variáveis no nível       -
1(1:1 e 60°C) foram as condições em que a conversão foi melhor. Sendo assim, 
fixaram-se esses parâmetros em -1 e foi feito a superfície de resposta para concentração 




Figura 4.3: Superfície de respostada da conversão do planejamento fatorial 2
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relacionando concentração e vazão 
 Essa superfície nos mostra que os parâmetros concentração inicial e vazão 
apresentam forte interação negativa, isto é maiores conversões serão obtidas quando 
uma das variáveis estiver no nível +1 e a outra no -1. Nesse caso, podemos ver que ao 
aumentarmos a vazão, temos que utilizar concentrações menores e nos casos que a 
concentração é maior, temos que ter uma vazão baixa. 
A resposta seguinte a ser analisada foi a produtividade. Assim como no caso da 
conversão, fizemos para a produtividade o gráfico de Pareto (figura 4.4) para 











































Com base na figura 4.4, podemos dizer que os parâmetros que mais influenciaram 
foi a vazão e a concentração inicial. A temperatura e a razão influenciaram pouco, 
ficando na área de influência marginal. Assim como para a conversão, foram utilizados 
apenas os parâmetros significativos e marginalmente significativos para a obtenção da 
equação de produtividade (equação 5). A produtividade obteve um coeficiente de 
determinação R
2
 = 0,9988 
Equação 5: Cálculo de produtividade do planejamento fatorial 2
4 
𝑃𝑟𝑜𝑑𝑢𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒
=  14,3 − 0,4𝑇 + 4,5𝐶 + 11,8𝑉 − 0,4𝑇𝐶 − 0,4𝑇𝑉 + 3,5𝐶𝑉 − 0,3𝑇𝐶𝑉 
Onde:. T = temperatura, C= concentração e V=vazão 
Ao contrário da conversão, no caso da produtividade os parâmetros concentração e 
vazão, por possuírem o sinal positivo, aumentam a conversão com os valores +1 (100 
mM e 1,0 mL/min). A partir desses dados, foi fixada a variável temperatura em -1 




Figura 4.5: Superfície de respostada da produtividade do planejamento fatorial 2
4
 
em função da concentração e vazão 
Com base nessa superfície, podemos dizer que quanto maior a concentração inicial 
e maior a vazão, maior será a produtividade. Essa produtividade se deu com conversões 
elevadas, sendo assim, foi proposta a realização de um segundo planejamento, para 
estudar a produtividade. Para isso, fixou-se a temperatura e a razão nos parâmetros -1 
(60°C e 1:1 Soquetal/ácido), pois são os pontos onde a produtividade e a conversão são 
melhores, e foi mantido os parâmetros concentração e a vazão para estudo, pois foram 
os que mais influenciaram na produtividade. Como o estudo envolveu 2 parâmetros 
(vazão e concentração inicial) em 3 níveis (0,10-0,55-1,00 mL/min e 100-150-200 mM), 
foi realizado um planejamento fatorial 3
2 
com repetição do ponto central para estudar 
melhor a produtividade com a melhor conversão possível. Os resultados podem ser 




Tabela 4.3: Resultado da otimização por planejamento 3
2
 da conversão e 





(mg éster/min/g suporte) 
1 74,32 52,39 
2 83,51 29,44 
3 86,94 6,13 
4 86,67 45,82 
5 92,46 24,44 
6 >99 5,24 
7 >99 34,98 
8 >99 17,57 
9 >99 3,52 
10 93,99 24,85 
11 96,39 25,48 
Com base na tabela anterior, foi possível obter o gráfico de Pareto (Figura 4.6) Que 
mostra a importância dos parâmetros concentração (1) e vazão (2) e a importância da 



























Como podemos ver no gráfico de Pareto, a concentração e a vazão na forma linear 
mostraram-se os principais parâmetros a influenciar na conversão. Utilizando os 
parâmetros significativos e marginalmente significativos, foi possível obter a equação 




Equação 6: Cálculo de conversão do planejamento fatorial 3
2
 
𝑐𝑜𝑛𝑣𝑒𝑟𝑠𝑎𝑜 = 94,3 − 9,0𝐶 − 2,7𝐶2 − 6,2𝑉 − 1,4𝑉2 − 3,0𝐶𝑉 + 2,9𝐶2𝑉 
Onde: C = concentração e V = vazão 
Com base na equação 6, foi possível determinar a superfície de resposta (figura 4.7) 
para a conversão com base na vazão e na concentração inicial da mistura de ácidos. 
 
Figura 4.7: Gráfico de conversão do planejamento fatorial 3
2
 relacionando 
concentração e vazão 
28 
 
Com essa superfície, podemos verificar que há uma boa conversão em uma grande 
área de estudos, porém ao nos aproximarmos de vazões e concentrações elevadas, 
podemos ver que há uma queda de conversão. Ao analisarmos a superfície de conversão 
(figura 4.7) podemos verificar que utilizando concentrações iniciais de até 150 mM, 
podemos utilizar vazões muito próximas a 1,00 mL/min e ainda teremos uma conversão 
muito boa (acima de 85%) e mesmo com concentrações iniciais de 200 mM a conversão 
ainda assim fica superior a 74%. Com base nessa superfície, podemos dizer ainda que a 
maior conversão foi obtida em 0,1 mL/min e 100 mM e foi de 100%. Porém, 
concentrações de 100 mM e vazões de 0,55 e 1,00 mL/min e 150 mM com vazões de 
0,1 mL/min ainda assim teve conversões superiores a 99%. 
Obtendo o gráfico de Pareto (figura 4.8) podemos verificar os parâmetros que mais 



























Com base na análise da figura 4.8 foi possível verificar que a vazão e a 
concentração linear são os parâmetros que mais influenciam na produtividade. Com 
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base no tratamento dos dados e utilizando apenas os parâmetros significativos e 
marginalmente significativos foi obtida a equação 7 com o R
2
 =  0,999 
Equação 7: Cálculo de conversão do planejamento fatorial 3
2
 
𝑝𝑟𝑜𝑑𝑢𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 = 24,9 + 5,9𝐶 − 1,3𝐶2 + 20,3𝑉 + 3,7𝐶𝑉 − 0,9𝐶𝑉2 − 0,9𝐶2𝑉 
Onde: C= concentração e V= vazão 
Com base na equação 7, foi possível determinar a superfície de resposta (figura 4.9) 
para a produtividade com base na vazão e na concentração inicial da mistura de ácidos. 
 
 
Figura 4.9: Superfície de respostada da produtividade do planejamento fatorial 3
2
 
relacionando concentração e vazão 
Com base nas análises da superfície de produtividade (figura 4.9) podemos verificar 
que em concentrações iniciais de 200 mM e vazão de 1,00 mL/min a produtividade foi 
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superior a 52 mg de éster/min/g de suporte e em condições de vazões elevadas tivemos 
produtividade superior a 45 mg de éster/min/g de suporte para concentração inicial de 
150 mM e superior a 34 mg de éster/min/g de suporte para 100mM. 
Como podemos ver na figura 4.9 a superfície de resposta não foi otimizada para 
produtividade, mas isso se deu ao fato de que ao aumentarmos a vazão e a concentração 
inicial de ácidos, por mais que obtenhamos uma produtividade elevada, ela é feita ao 
custo de uma queda na conversão (figura 4.8), ou seja, o produto obtido ao final da 
reação está impuro com os reagentes, o que industrialmente pode começar a se tornar 
inviável por haver a necessidade de mais um processo para purificar o produto. 
5. Conclusão 
Inicialmente, foi possível determinar que a reação ocorreu. Sendo assim, 
verificamos que para um aumento da conversão, os fatores mais importantes são 
temperaturas menores e vazões menores. Para a produtividade, foi possível verificar que 
o aumento da vazão e da concentração inicial foram os fatores que mais influenciavam. 
Com base nesse estudo, podemos verificar que a produtividade é maior (52 mg de 
éster/min/g de suporte) quando usamos uma concentração inicial da mistura de ácidos 
de 200 mM, uma vazão de 1,00mL/min, temperatura de 60°C e uma razão 
Soquetal/ácidos 1:1. Temos uma conversão maior (> 99%) quando utilizamos 100 mM 
de concentração inicial da mistura de ácidos, uma vazão de 0,10mL/min, temperatura de 
60°C e uma razão Soquetal/ácidos 1:1. Com base nesses dados, também podemos 
estimar a produtividade máxima para uma dada pureza desejada no produto final dentro 
das faixas estudadas. Como opções para melhorar esse processo, podemos aumentar a 
concentração de Lip B no suporte, empregar enzimas purificadas ou aumentar o 
caminho de reação, o que promove uma maior interação entre os substratos e as 
enzimas. Podemos citar também o fato de utilizarmos rejeito da produção do óleo de 
palma como principal substrato da síntese, o que estará diminuindo os custos de 
produção. Além disso, podemos mostrar que a enzima produzida pelo nosso grupo 
(home made), que é obtida com um custo reduzido, pode ser utilizada nesse processo 
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